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fate  specification  and  cell  shape  chages.  Results  in  this  thesis  demonstrate  that  Notch 
signaling  is  an  integral  part  of  the  feedback  loop  between Wnt  and  Fgf  signaling  that 
underlies the self‐organization of rosette‐shaped sensory organs in the zebrafish lateral line 
system. Notch cell autonomously induces apical constriction and cell adhesion downstream 
of Fgf signaling and organizes  lateral  line organs into rosettes  independent of patterning 
cues normally provided by a Wnt/Fgf signaling system. We also show that the ectopic Notch 
















































































































































































































and  Shingleton,  2015).  The  regulation  of  individual  cells  to  form  multicellular  three‐
dimensional structure of specific shape and size  is enforced by coordinated gene action. 
Molecular  signaling  regulates  cell  proliferation,  migration,  growth  and  differentiation 
patterns to shape the tissue in precise manner. Intrinsic as well as nonautonomous, short‐
range  and  long‐range  signals  guide  cells  to  achieve  unique  developmental  goals. 
Nevertheless, how these myriad components work together to generate an organ of correct 
size and shape is still largely unknown. The main processes that regulate organ size are: 1) 
growth  rate,  2)  growth  duration,  3)  target  size,  4)  apoptosis  and  systemic  growth 
coordination  (Gokhale  and  Shingleton,  2015).  These  functions  are  most  famously 














wound  healing  (Igaki,  2009;  Johnson  and  Nakamura,  2007).  Lastly,  Hippo  is  the  novel 
signaling pathway in the organogenesis field. Hippo signaling regulates growth by inhibiting 
the activity of growth‐promoting YAP/TAZ genes (described in more detail below; (Huang 
and  Ingber,  2005;  Song  et  al.,  2010)).  Despite  the  classical  mechanisms,  such  as  cell 
proliferation and cell death regulation, in this thesis, we provide an insight into a previously 
underappreciated  mechanism  for  organ  size  regulation  whereby  zebrafish  lateral  line 
organs are formed through cell allocation regulated by the Fgf/Notch signaling. 
1.1 Multicellular rosettes in organogenesis 





organ  development  (Harding  et  al.,  2014).  Such  epithelial  rosettes  are  observed  in 
Drosophila  axis  elongation  and  retina  development,  mouse  pre‐implantation  embryo 
morphogenesis,  pancreas  development,  zebrafish  lateral  line  sensory  organ  formation, 
brain tumors or the neural stem cell niche (Bedzhov and Zernicka‐Goetz, 2014; Blankenship 
et al., 2006; Harding et al., 2014; Martin and Goldstein, 2014; Wippold and Perry, 2006). 




There  are  two  main  mechanisms  for  rosette  formation:  1)  planar  polarized 
constriction  and  2)  apical  constriction.  Usually,  rosettes  formed  through  the  planar 
polarized  mechanism  dissolve  relatively  quickly  and  typically  are  involved  in  tissue 









Figure  1‐1.  Zebrafish  posterior  lateral  line  development  and  cell  signaling  in  the 
primordium 




32hpf  primordium  deposits  2‐3  proneuromasts.  (B  and  B’)  The  schematics  of  posterior 
lateral  line  primordium,  which  is  composed  of  mesenchymal  unpatterned  cells  in  the 












 Every  apico‐basaly  polarized  cell  has  distinct  apical,  basal  and  lateral  plasma 
membrane  domains, which  are  established  by  polarity  proteins  and  each  have  discrete 
functions in tissue maintenance and function (Rodriguez‐Boulan and Macara, 2014). Apical 
constriction occurs upon the narrowing of the cell at its apical side (Figure 1‐2A, A’; (Martin 
and  Goldstein,  2014;  Sawyer  et  al.,  2010)).  Coordinated  apical  constriction  of  multiple 
neighboring  cells  can  result  in  bending  of  sheets  of  cells  or/and  the  formation  of  a 
multicellular  rosette  that  is  comprised  of  cells  pointing  their  apical  domains  into  one 













(A‐A’)  Apical  adherens  junctions  (AJs)  accumulate  around  the  actin  belt  and  link  cells, 
allowing  apical  actomyosin  constriction  to  drive  shape  changes  in  the  tissue.  (B)  Key 




vary  highly  depending  on  the  organism  and  tissue  (reviewed  in  Harding  et  al.  (2014)). 





To  successfully  navigate  in  their  habitat  amphibians  and  fish  have  developed  a 
“touch at a distance” sensory system called the lateral line (Dijkgraaf, 1963). This system 
allows to perceive information in response to changes in water motion around the animal 
body  and  use  it  to  perfom  functions  such  as  schooling,  sexual  courtship,  rheotaxis 
(swimming against current), predator avoidance and pray detection (Ghysen and Dambly‐







and  Lorenzini  in  elasmobranchs  (sharks,  skates  and  rays)  (Figure  1‐1E;  reviewed  in 
Piotrowski and Baker (2014)). For a long time, lateral line organs were thought to be mucus‐
secreting glands and later assigned an auditory function. However, in the beginning of the 
twentieth  century  elegant  cell  transplantation,  cell  labeling  and  cell  ablation  studies 
performed in anuran and urodele amphibians by Harrison and Stone, revealed the lateral 
line  function  in  mechanosensation  (reviewed  in  Wright  (1951);  (Piotrowski  and  Baker, 
2014)).  Since  then,  the  lateral  line  system  has  become  an  excellent  model  to  study 






fish,  but  zebrafish maintained  only  the mechanosensory  system  (Piotrowski  and  Baker, 
2014).  The  zebrafish  lateral  line  mechanoreceptive  organs  are  called  neuromasts,  that 
induce neuron signals through their sensory cell deflections caused by the moving water 
(Figure  1‐1E).  Neuromasts  are  distributed  in  stereotypical  paths  along  the  body  of  the 
animal together with neurons that innervate them and convey information to the adjacent 





is better studied so far,  likely because  it  is easier to be  identified at an early stage of  its 
development and it is more ameanable for imaging.  
1.2.2 Zebrafish posterior lateral line development 
The  lateral  line  originates  from  the  ectodermal  thickening  called  the  placode 
(Ghysen  and Dambly‐Chaudiere,  2004).  The  anterior  and posterior  lateral  lines  develop, 




(Figure  1‐1A,C).  Since  experimental  evidence  for  this  thesis  was  acquired  entirely  from 
studies in the posterior lateral line, I will focus on its development from now on. 
After  segregation  from  the  ganglion  at  ~18  hours  post  fertilization  (hpf),  the 





process  by which  primordium migration  is  initiated  is  still  poorly  understood. Upon  the 
beginning  of  migration,  additional  posteriorly  located  cell  clusters  fuse  to  the  primary 
primordium  and  thereby  primordium  formation  is  completed  (Breau  et  al.,  2012).  The 
primordium  comprised  of  ~100  cells  starts  to  segment  into  additional  proneuromasts 





the  trailing part  of  the primordium  (Gompel  et  al.,  2001; Haas  and Gilmour,  2006).  The 
fascinating  feature  of  the  lateral  line  development  is  that  proneuromast  formation  and 
deposition  process  is  iterative  and  sustained  by  continious  cell  proliferation  in  the 
primordium to provide enough cells  for 5‐6 deposition cycles along the trunk of the fish 
(Aman et al., 2011). Once the primordium reaches the tail tip it breaks down into the last 3 
neuromasts  (Figure  1‐1C).  Importantly,  analyzing  molecular  strategies  deployed  in 




interneuromast  cells  (INCs),  which  span  the  distance  between  neuromasts  and 
postembryonically develop  into  sensory organs  (Figure 1‐1D arrows;  (Grant et  al.,  2005; 
López‐Schier  and  Hudspeth,  2005;  Lush  and  Piotrowski,  2014)).  Moreover,  primordium 
migration is accompanied by the axons extending from the posterior lateral line ganglion 













might be very  insightful  for mammalian deathness  treatment  (Nicolson, 2005; Whitfield, 
2002). Interestingly, the “distant‐touch” lateral line system has also been explored by the 








reaching  out  into  the  direction  of migration, whereas,  the  larger  trailing  domain  of  the 






fgf10a  expression  in  the back of  the primordium  (Aman and Piotrowski, 2008;  Lush and 
Piotrowski,  2014; Nechiporuk and Raible, 2008). A  recent  study  showed  that Fgf  ligands 
deploy heparin  sulfate proteoglycans  (HSPGs)  for diffusion  to  the  trailing domain of  the 
primordium where they activate the expression of the Fgf receptor and Fgf target genes 
pea3,  Di‐pERK1/2  and  dkk1b  expression  (Galanternik  et  al.,  2015).  Together  with  Fgf 
signaling  components,  Wnt  also  induces  the  cytoplasmic  membrane‐associated  Fgf 




Fgf  signaling  ensures  epithelial  integrity  in  the  trailing  compartment  by  stimulating 







renewal  is  necessary  for  the  complete  lateral  line  formation  and  it  is  achieved  by  a 






reduction  in  the  number  of  deposited  neuromasts  due  to  primordium  shortening  and 
subsequent obstruction of proneuromast placement into the deposition zone (Aman and 
Piotrowski, 2008).  


















catenin  or  Fgf  signaling  perturbations  in  the  primordium  (Aman  and  Piotrowski,  2008). 
However, cxcr7b expression, which marks  the neuromast deposition  zone  in  the  trailing 
domain is repressed in the leading primordium cells by Wnt/β‐catenin signaling. The cxcr7b 
expression is dependent on where cells are positioned within the primordium; it shrinks just 
after  proneuromast  deposition  and  expands  upon  next  rosette  maturation  (Aman  and 
Piotrowski,  2008).  Therefore,  one  might  expect  to  increase  proneuromast  deposition 
periodicity  upon  cxcr7b  domain  expansion  in  the  primordium.  To  conclude,  apart  from 
regulating Fgf signaling in the primordium (see above), Wnt/β‐catenin is also crucial for cell 















(Nechiporuk  and  Raible,  2008)).  Fgf  ligand  activates  Fgf  signaling  in  the  peripheral  cells 
through  the  fgfr1‐Ras‐MAPK pathway  that  regulates  cell  apical  constriction  and  thereby 
ensures  proneuromast  formation  and  maintenance  (Durdu  et  al.,  2014;  Harding  and 








function  individually  is  comparable  to  Fgf  signaling  inhibition  whereby,  proneuromast 
formation is disrupted (Ernst et al., 2012; Harding and Nechiporuk, 2012). Together, these 
data suggest a model in which shroom3 expression is activated downstream of Fgfr1‐Ras‐














lateral  inhibition mechanism ensures  that  cells  in  the  same proneural  cluster  are driven 
towards  different  fates  by  stochastic  acquisition  of  proneural  genes  in  some  cells  and 
induction of proneural inhibitors in their immediate neighbors. This feedback loop driven 
lateral  inhibition mechanism  is employed  in many different organ systems and  is a well‐
conserved  metazoan  invention  (Artavanis‐Tsakonas  et  al.,  1999).  The  lateral  inhibition 
process  defines  which  cells  adopt  sensory  fate  and  which  remain  as  a  supporting  cell 
population. During zebrafish nervous system development, cells in proneural clusters first 
acquire a potential to adopt a neural fate by expressing proneural genes, such as basic helix‐











proneural  gene  function  (Appel  and  Eisen,  1998;  Chitnis,  1999;  Haddon  et  al.,  1998; 
Meinhardt and Gierer, 1974; Takke et al., 1999). However, recently it has been shown that 
Notch  signaling  can  also  function  independently  of  ligand  and  transcription  (‘non‐
canonically’)  and  post‐translationally  regulate  Wnt/β‐catenin  signaling  in  multiple 
organisms and tissues (Andersen et al., 2012). 
During  zebrafish  lateral  line  development,  Notch  signaling  mediates  several 

















cells  ensures  proneuromast  formation  and  their  stability  (see  above).  Therefore,  Notch 
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et  al.,  2015)).  Interestingly,  an  additional  factor which mediates  hyperplasia  in amotl2a 
mutant primordia is a Wnt/β‐catenin effector gene  lef1.  Inhibition of  lef1  in the amotl2a 
deficient  embryos  also  restores  the  primordia  cell  number  (Agarwala  et  al.,  2015). 
Altogether, these results demonstrate that Amotl2a regulates primordium cell renewal by 
repressing  both,  Yap1  and  Lef1  proliferation‐promoting  activities.  However,  unlike  the 
profound  effect  on  primordium  size  neither  Amotl2a  or  Yap1  regulate  neuromast  size 
(Agarwala et al., 2015). 
1.4 Epithelial apical junctional complex and tissue remodeling 
The epithelial apical  junctional complex (AJC)  is  located at the apex of the  lateral 
membrane  of  polarized  epithelial  cells  (Figure  1‐3A)  and  is  a  key  regulator  of  multiple 
cellular functions, such as cell‐cell adhesion, integrity of epithelial barrier, contractile forces 
during morphogenesis and wound healing (Rodriguez‐Boulan and Macara, 2014). Also, AJC 
is  a hub  for  signaling pathways  controlling  cell  proliferation,  cell  differentiation and  cell 
polarity (Knust and Bossinger, 2002). Using electron microscopy (EM), the organization of 
AJC  revealed  two  structures:  the  zonula  occludens  (tight  junction,  TJ)  and  the  zonula 
adherens (adherens junction, AJ) (Farquhar and Palade, 1963). The tight junction is defined 
by location of the Claudin and Occludin family proteins whereas Cadherins are located at 
the  adherens  junction  (Knust  and  Bossinger,  2002;  Nelson,  2003;  Tsukita  et  al.,  2001). 




















cells and  inhibit  transportation of  integral membrane proteins between apical and basal 
surfaces in the cell (Gonzalez‐Mariscal et al., 2003). Cadherins accumulate along the actin 
belt and form AJs with the neighboring cell (Figure 1‐2A,A’; (Nagafuchi and Takeichi, 1988)). 
The  actin  belt  is  critical  for  tissue  integrity  and  it  organizes  itself  when  F‐actin  bundle 
encircles the individual cells (Figure 1‐3A; (Takeichi, 2014)). In mature epithelial sheets, the 
bundle of F‐actin stretches parallel to the cell borders. At cell‐cell boundaries, Cadherins 





localized  actin  meshwork  that  constricts  and  leads  to  tissue  remodeling,  such  as 
multicellular rosette formation (discussed above). E‐cadherin, which constitutes the AJ, acts 
as  a  scaffold  for  cytoskeleton‐associated  protein  complexes,  such  as  N‐WASP  (neural 
Wiscott‐Aldrich  Syndrome  protein)  and  Arp2/3  that  regulate  de  novo  actin  filament 
polymerization at the cell junctions (Ehrlich et al., 2002; Kovacs, 2003). The Arp2/3 complex 
gives  rise  to  an  extensive  network  of  branched  actin  filaments.  In  addition,  N‐WASP 
promotes actin filament incorporation into the apical actin belt that supports AJ integrity 
(Kovacs  et  al.,  2011).  Besides  the  function  of  TJ  in  cell  barrier  maintenance,  it  is  also 
structurally and functionally linked to actin cytoskeleton, mainly through ZO, occludin and 
cingulin proteins (Figure 1‐3B; (D'atri and Citi, 2001; Fanning et al., 1998; Wittchen et al., 
1999)).  Depletion  of  ZO‐1  and  ZO‐2  proteins  lead  to  a  dramatic  expansion  of  the  AJ 
associated  actin  belt  and  destabilized  TJ  formation  (Fanning  et  al.,  2012).  Occludin  is  a 
membrane protein that directly  interacts with ZO proteins and attaches them to the cell 
membrane  (Feldman  et  al.,  2005).  Cingulin,  localizes  at  TJ  and  is  an  actin  cross‐linking 
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is  initiated by an extracellular  cue,  such as  cell  signaling or  cell‐cell  contact  that  creates 
asymmetry in the cell membrane (Bryant and Mostov, 2008; Mellman and Nelson, 2008). 
This  asymmetry  triggers  the  formation  of  polarity  complexes  that  promote  the 
establishment  of  distinct  apical  and  basolateral  membrane  domains  (Figure  1‐3B).  For 
instance,  the Crumbs and Par complexes  (composed of Par‐6, Par‐3 and atypical protein 
kinase C (aPKC)) are localized to the apical side of the AJC and are required for its formation. 
However,  in  return,  TJ  components,  such  as  Junctional  adhesion  molecules  (JAMs), 
contribute  to  cell  polarity  by  interacting  with  Par3/Par6/aPKC  complexes,  thereby 
maintaining these proteins within the apical domain and ensuring correct AJC establishment 
(Ebnet et al.,  2004). Another  important  component acting below  the AJC  is  the Scribble 
complex  (Scrib, Dlg and Lgl)  that modulates  the expansion of  the basolateral membrane 











To  investigate  Notch  signaling  function  in  zebrafish  posterior  lateral  line 
development we used two genetic systems. For Notch gain‐of‐function analyses, embryos 
were obtained from a mating between Tg(cldnB:lynGFP);Tg(cldnB:gal4) and Tg(UAS:myc‐




The  NICD  transgene  is  myc‐tagged  and  antibody  staining  against  c‐Myc  confirms 
widespread expression in the lateral line and the skin of the embryo (Figure 2‐1C,D). Notch 
target  gene  her4  expression  is  elevated  in  the  NICD  embryos  at  13  hpf,  showing  that 
expression is induced at a time‐point when lateral line is starting to form (Appendix Figure 
1).  






























increase  in neuromast  size also occurs  in Wnt overexpressing apc mutants  (Figure 2‐1F‐






















25μm.  (L‐N’’)  Expression of delta  ligands  in  the primordium.  (L’) deltaa,  (M’) deltab  and 
deltac  (N’)  are  largely  downregulated  in  NICD  compared  to  WT  (L  and  M  and  N)  and 
mib1ta52b (L’’ and M’’ and N’’) primordia. Scale bar is 25μm. (O) NICD and sibling primordia 


















apically  constricted  cells  compared  to  siblings  (Figure  2‐1G‐H’).  NICD  induction  was 
evidenced  by  strong  expression  of  Notch  targets  notch3,  her4  and  activation  of  Notch 
signaling reporter‐ Tp1bglob:EGFP  in the primordium (Figure 2‐1I‐K’). On the other hand, 
delta ligands are absent from NICD primordia (Figure 2‐1L‐N’). To the contrary, mib1 mutant 
primordia  lack  strong  notch3  and  her4  expression,  but  have  abundant  delta  ligand 
expression  (Figure  2‐1I’’,J’’  and  L’’‐N’’;(Matsuda  and  Chitnis,  2010)).  Additionally,  NICD 
primordia migrate more  slowly,  deposit  less  neuromasts  and  by  two  days  only  20%  of 








and  B)  NICD  primordia  deposit  fewer  neuromasts.  Error  bars  represent  standard  error 
(p<0.001=*** Student’s t test). (C) 80% of NICD primordia stall and fail to reach the tail tip. 
(D) Notch  signaling  regulates posterior  lateral  line primordium  fate  versus  ganglion  fate 
(also  in  (Mizoguchi  et  al.,  2011)).  The  NICD  posterior  lateral  line  (pLL)  primordium  has 
significantly more cells compared to wildtype at the expense of ganglion cells. In contrast, 
in mib1ta52b mutants  more  cells  are  specified  towards  the  ganglion  fate  and  less  cells 
contribute to the primordium. Error bars represent one‐way ANOVA with Tukey pairwise 
comparison  test  (p<0.05=*,  p<0.001=***).  This  figure  is  modified  from  Kozlovskaja‐
Gumbrienė et al. (2017). 
In  the  developing  lateral  line  placode Notch  signaling  regulates  primordium  and 
posterior  lateral  line  ganglion  segregation  (Mizoguchi  et  al.,  2011).  Specifically,  Notch 
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conditions  more  cells  towards  the  primordium  fate  at  the  expense  of  the  number  of 
ganglion cells (Figure 2‐2D;(Mizoguchi et al., 2011)). Consequently, the initial increase in the 
number  of  primordium  cells  could  regulate  neuromast  enlargement  in  NICD  embryos 
(Figure  2‐1O).  To  test  this  hypothesis,  we  first  calculated  the  number  of  cells  in  the 
primordium at  different  time‐points  during  its  development. Although, NICD neuromast 
and primordium sizes are initially larger than in the sibling (at 24 hpf), they progressively 
decrease along the trunk of the embryo. At 32 hpf when sibling and NICD primordia are not 
significantly  different  in  size,  NICD  L3  neuromasts  are  still  larger  than  their  sibling 
counterparts (Figure 2‐1O,P‐Q’). Second, we heat‐shock activated Notch in the lateral line 
after  ganglion  and  primordium  separation  and  observed  an  increase  in  neuromast  size 
(Figure 2‐1R‐T’). These results demonstrate that although the primordium size  is  limiting 






are  controling  posterior  lateral  line  primordium  size.  Specifically,  in  amotl2a  mutants 
primordium  cells  overproliferate, which  causes  a  significant  increase  in  primordium  cell 
number.  The effect of amotl2a  loss  can be  reverted by  the  simultaneous yap1  function 
disruption  (Agarwala  et  al.,  2015).  These  results  strongly  argue  for  the  Hippo  signaling 
involvement  in  posterior  lateral  line organ  size  regulation.  Therefore,  to  test  if Hippo  is 





2‐3A’)  and  upregulated  in  the NICD  primordia  as well  as  in  the apc  primordia where  it 







primordia,  with  some  expression  remaining  in  the  most  central  cells  (Figure  2‐4A‐B’). 
Contrary,  stk3  is  greatly  upregulated  in mib1  primordium and  the  neuromast  (Figure  2‐
4C,C’). Surprisingly, the stk3 expression is positively regulated by Wnt, as it is higher in apc 
mutants  and  downregulated  in  hs:dkk1b  primordia  and  neuromasts  compared  to  the 
wildtype situation (Figure 2‐4D‐E’), suggesting that canonical Hippo signaling  is activated 
differently by Notch and Wnt perturbations. We also tested amotl2a expression and again 
the highly proliferative apc primordia  shows  increased expression  in  the neuromast and 
primordia (Figure 2‐4F,F’ and Figure 2‐4I,I’), whereas, amotl2a is abrogated in the hs:dkk1b 
lateral line organs (Figure 2‐4J,J’). On the other hand, NICD largely inhibits amotl2a, but it is 
not  changed  in  the mib1  background  (Figure  2‐4G,G’  and  Figure  2‐4H,H’).  These  data 
suggest  that  the  expression  of  Hippo  signaling  genes  does  not  always  match  the 













(G) Notch  and Wnt  signaling  significantly  increases  the  number  of  cells  in  deposited  L1 
neuromasts, which is not rescued to a wildtype level by yap1 morpholino injections. Even 
though  the  size  of  NICD  L1  and  L2  pro‐neuromasts  is  significantly  reduced  in  yap1 
morphants, they are still significantly larger than the corresponding WT neuromasts (F and 







therefore tested the effect of yap1  loss on NICD and apc  lateral  line organ size. The cell 








caused  by  morpholino‐induced  p53  activation  (Kok  et  al.,  2015).  Even  though  the 





















Wnt upregulation  (I  and  I’),  even  though proliferation  is  reduced hs:dkk1b embryos  and 
upregulated in apc mutants. Scale bars are 25μm. (K) yap1 morpholino injections do not 










yap1  function  (Wada  et  al.,  2013).  Interestigly,  in  contrast  to  overproliferating  apc 










(A)  BrdU  treatment  strategy.  (B‐C’)  Representative  images  of  BrdU‐positive  nuclei  in  L1 
apcmcr (B’) and NICD neuromasts (C’). (B and B’ and D) The BrdU index is increased in apcmcr 
L1  neuromasts  and  significantly  reduced  in  NICD  L1  neuromasts  (C  and  C’  and  D).  (E) 






(F‐H)  There  is  no  significant  difference  in  the  BrdU  index  (H)  or  the  number  of  cells  (I) 
between sibling and apcmcr or sibling and NICD primordia. (J) Hydroxyurea and aphidicolin 
treatment strategy. (K) Cell cycle inhibition with hydroxyurea and aphidicolin significantly 




GSK3β  inhibitor  BIO  causes  significant  enlargement  of  neuromasts  (L1‐3).  Scale  bar  is 
100μm. Error bars represent standard error from one independent experiment (p<0.05=*, 
p<0.01=**,  p<0.001=***  Student’s  t  test).  This  figure  is  reprinted  from  Kozlovskaja‐
Gumbrienė et al. (2017). 
The  striking  increase  in  BrdU  index  in  deposited  apc  neuromasts  compared  to 
primordia  suggests  that  in  these  mutant  neuromasts  grow  only  after  the  deposition, 
whereas, formation of enlarged NICD neuromasts is regulated within the primordium by a 
proliferation  independent  mechanism.  We  soaked  embryos  in  the  DNA  replication 
inhibitors,  hydroxyurea  and  aphidicolin  (HUA  and  Aph)  to  verify  cell  proliferation 
















different cell types present  in NICD and sibling  lateral  line primordium: 1) mesenchymal, 









Scale  bars  are  5μm.  (G  and  H)  Acetylated  tubulin  antibody  stains  hair  cells  in  a  sibling 
neuromast (G), but staining is absent in a NICD neuromast (H). (G and H) Scale bar is 25μm. 
(I  and  L)  The  proneural  gene  atoh1a  is  not  expressed  in  NICD  neuromasts  (J)  and  the 
primordium (L). (I‐L) Scale bar is 25μm. (M‐N’) Cell number (DAPI counts) in the different 
parts of  the primordium. Magenta  indicates mesenchymal  tip cells, orange  indicates  the 
first proneuromast and green indicates the about to be deposited proneuromast. The gray 






there  is  no  difference  between  the  number  of  interneuromast  cells  (INCs)  or  the 
primordium  cells  at  2dpf.  (O  and  P)  Scale  bar  equals  100μm.  (R)  Significantly  fewer 
proneuromasts are formed in a NICD primordium at 30hpf. Error bars represent standard 







proneuromast  ((Matsuda  and  Chitnis,  2010);  see  Chapter  1).  Notch  signaling  inhibits 








Hair  cell  specification  in  Tg(hs:atoh1a;NICD)  larvae  did  not  alter  neuromast  size 












the  primordium.  RT‐room  temperature.  (C)  The  expression  of her4  is  even more  highly 





NICD  neuromasts  (E’’).  (B‐E’’)  Scale  bar  is  25μm.  (F)  atoh1a  overexpression  induces  L3 







larger  neuromast  formation.  Our  quantifications  demonstrate  an  equal  number  of 
mesenchymal cells in the sibling and NICD primordia at 26 hpf. However, the leading region 
is reduced from 9 to 5 cells at 30 hpf in NICD primordia (Figure 2‐6M‐N’). Accordingly, this 
reduction  in  the  mesenchymal  cells  is  not  sufficient  to  explain  the  increase  in  NICD 
neuromast  size.  The  last  potential  switch  that  could  contribute  to  lateral  line  organ 
enlargement  is  the  incorporation  of  future  interneuromast  cells  (INCs)  into  forming 
proneuromasts  (Figure  2‐6M’,  arrow,  see  Chapter  1)  and  subsequent  loss  of  INCs  in 
between the formed neuromasts. However, INC number is not affected in NICD embryos 
(Figure 2‐6O‐P arrows, 2‐6Q). Notably, the only significant difference between sibling and 
NICD  is  the  number  of  proneuromasts  per  primordia.  The  NICD  primordia  contain  on 







Wnt  increases  neuromast  cell  proliferation  after  deposition,  whereas  Notch  signaling 
induces  organ  size  as  it  forms  within  the  primordium  in  a  proliferation‐independent 
manner. Accordingly, cell cycle inhibition in the NICD embryos does not significantly alter 
the neuromast size, similarly to wildtype phenotype (Aman et al., 2011). Likewise, although 








neuromast  (Agarwala  et  al.,  2015).  Similarly,  smaller  primordia  in  lef1  mutants  (Wnt 
signaling loss) produce fewer, but normal size neuromasts (McGraw et al., 2011; Valdivia et 
al., 2011). Thus, primordium size does not regulate neuromast size, but rather the number 





primordium  domains  affects  deposited  organ  number.  For  example,  by  injecting  yap1 















al.,  2012).  To  further  dissect  protential  cross  talk  between  Yap1  and Notch we need  to 












to  correlate  these  measurements  with  possibly  independently  regulated  cell  volume 











a  dual  role  in  relation  to  Wnt/β‐catenin,  whereby  cytoplasmic  Yap1  inhibits  β‐catenin 






Notch  signaling  specifies  support  cells  by  inhibiting  the  proneural  gene  atoh1a 
expression  in  the  primordium,  which  is  required  for  neurogenic  cell  fate  acquisition 




atoh1a  in mib1  mutants  slightly  restores  e‐cadherin  expression  (Matsuda  and  Chitnis, 
2010).  In Drosphila many neurogenic mutants  show abnormalities  in different  epithelial 
structures whereby they lose their epithelial phenotype and cells dissociate (Hartenstein et 




arguing  against  previously  suggested  function  for  atoh1a  being  a  negative  e‐cadherin 





overexpression  induces  neuromast  size  and  upregulates  Notch  target  her4  expression 
(Figure  2‐7B,C,F).  This  interesting  finding  suggests  that  neuromast  size  in  hs:atoh1a 
embryos  is  likely  regulated by Notch  signaling  acting downstream of Atoh1a dependent 
Delta  ligand  expression.  Atoh1b  is  a  primary  her4  signaling  activator  in  the  developing 





between  hs:atoh1  transgenics  and  deltaD  mutants,  or  if  DeltaD  is  indeed  required  to 
enhance Notch signaling. Next, even though Atoh1a upregulates Notch signaling, it is still 












Fgf signaling  is absolutely required for proneuromast formation  in the  lateral  line 
(Lecaudey et al., 2008; Nechiporuk and Raible, 2008). It has been proposed that Fgf signals 
from  cells  in  the  middle  of  proneuromast  induce  peripheral  cell  constriction,  which 
organizes  primordia  cells  into  stable  rosettes.  The  following  molecular  mechanism 
regulating  constriction  at  the  cellular  level  has  also  been  proposed.  The  Fgf  receptor  1 
(Fgfr1)  acts  through  the  Ras‐MAPK  pathway  and  induces  scaffolding  protein  shroom3 
transcription in the support cells. Shroom3 brings Rock2a kinase to the apical surface of the 
cell where it activates non‐myosin motor (pNMII) to exert actin constriction and thereby 
induces  apical  narrowing  of  the  cell  (Harding  and  Nechiporuk,  2012).  Additionally,  Fgf 
signaling is required for Notch activation in the primordium. Notch target gene her4 and 












Notch  inhibits  atoh1a,  which  is  required  for  fgf10a  expression  in  the  more  mature 
proneuromasts  (Figure  2‐6J,L  and  Figure  3‐1C,C’,  arrows;  (Matsuda  and  Chitnis,  2010)). 
Second, Notch inhibits Wnt signaling, which normally  induces Fgf signaling in the trailing 
part of the primordium (see below, Figure 5‐1I’‐K’;(Aman and Piotrowski, 2008)). Therefore, 
elevated  Notch  signaling  disrupts  Fgf  signaling  through  inhibition  of  atoh1a  and  Wnt 
signaling  in  the  primordium.  Counterintuitively,  the  loss  of  Notch,  similar  to  NICD 
overexpression, also supresses Fgf signaling in the lateral line. Namely, fgf10a is expanded 
in  the  central  proneuromast  cells  in  mib1  primordia,  but  fgfr1  and  pea3  are  largely 
suppressed  with  only  some  expression  maintained  in  the  most  peripheral  cells  in  the 
primordium (Figure 3‐1A’’,D’’). The main reason why the Fgf signal is reduced in the Notch 







(A‐D’’)  The  expression  of  Fgf  pathway members  in  the  primordium  is  altered  by  Notch 
signaling. Fgf ligand (B’ and C’) and target gene expression (D’) is largely downregulated in 
NICD  primordia  compared  to  siblings  (B‐D).  (B’’)  fgf3  and  (D’’)  pea3  expression  is 
downregulated in mib1ta52b primordia, but fgf10 expression (C’’) is largely expanded. fgfr1 
expression remains normal in NICD (A’) but is downregulated in the center of the mib1ta52b 
primordia  (A’’).  (E‐H’) Notch  induces proneuromast  formation  independent of  Fgf‐MAPK 
signaling. NICD primordia form proneuromasts in the presence of Fgfr1 and MAPK inhibitors 








primordia  treated with the Fgfr1  inhibitor SU5402 (L’).  (J’’ and L’’) Fgf downregulation  is 
confirmed by the loss of di‐pERK1/2 expression in the primordium. (M‐P’) Notch regulates 
Phosphorylated Myosin  Regulatory  Light  Chain  (pMRLC)  expression  independent  of  Fgf 
signaling. (N’) Sibling primordia lose the pMRLC expression after Fgfr1 inhibitor treatment, 
but pMRLC expression is maintained in the apices of treated (P’) NICD proneuromasts. (Q‐
V’)  NICD  primordia  form  proneuromasts  (black  arrows)  in  the  absence  of  shroom3 
expression (V’). Treatment with the Fgfr1 inhibitor SU5402 depletes pea3 (Q’ and R’), her4 
(S’) and shroom3 (U’ and V’) expression in control and NICD primordia. (T’) her4 expression 
is  maintained  in  NICD  primordia  after  Fgfr1  inhibition.  (W)  shroom3  is  upregulated  in 
mib1ta52b primordia, although Fgf signaling is downregulated. (X‐Y’’’) Constitutive activation 












formation  in  the  presence  of  Notch  overexpression  (Figure  3‐1F’,F’’,F’’’,H’).  In  addition, 
cellular components required for apical constriction, such as Rock2a and pMRLC are still 
present and properly localized to the cell apices in the NICD primordia in the absence of Fgf 
target‐ Di‐pErk expression  (Figure 3‐1J’’,L’’ and L’‐P). These results  indicate that Notch  is 






performed an  in situ hybridization analyses  for Notch target her4 expression  in embryos 
treated with Fgf inhibitor (Figure 3‐1Q‐V’). Indeed, her4  is largely reduced in the siblings, 







(A‐B’) MAPK  is  required  to maintain  di‐pERK1/2  expression  in  the  primordium.  (B’)  The 
MAPK  inhibitor  PD0325901  leads  to  a  strong  reduction  of  di‐pERK1/2  expression. 
PD0325901 downregulates the Fgf targets pea3  (C‐C’), fgfr1  (D‐D’), notch3  (E‐E’) and the 
Notch target her4 (F‐F’). (G‐I) Loss of shroom3 by induction of DNshroom3 using the cldnb 
















results  show  that  Fgfr  acts  through  the Ras‐MAPK pathway    to  activate Notch  signaling 
which regulates apical constriction and rosette formation in the wildtype primordia.  
3.2.3 Shroom3 role is dispensable in neuromast formation 
Next,  we  wanted  to  assess  shroom3,  an  Fgf‐dependent  scaffolding  protein  that 
places Rock2a kinase apically, function in NICD rosette formation (Figure 3‐1W;(Ernst et al., 
2012)).  shroom3  is  inhibited  in  Fgf‐depleted  primordia,  reduced  in  NICD  primordia, 
completely  lost  from NICD primordia  treated with Fgf  inhibitor and upregulated  in mib1 
primordia  (Figure  3‐1U,  V,  V’,  W).  Notably,  Fgf‐depleted  NICD  primordia  are  forming 
proneuromasts  (Figure 3‐1V’, arrows)  in  the absence of shroom3, which argues  that  the 
latter  is  not  required  for  rosette  formation  in  the  presence  of  Notch.  We  also  tested 
shroom3  requirement  by  expressing  a dominant  negative  shroom3  (DNshroom3)  in  the 
wildtype  primordia.  Surprisingly,  we  did  not  observe  any  defect  during  proneuromast 








2J‐K’’). We  found  that  shroom2b  and  shroom4  are  not  expressed  in  the  primordium  or 
neuromasts. However, shroom1  is present  in  the central cells  in  the trailing domain and 
shroom2a  is  only  weakly  expressed  in  wildtype  primordia  (Figure  3‐2J‐K).  Importantly, 
shroom1 and shroom2a are absent from NICD primordia and therefore cannot substitute 
for Shroom3 function  in proneuromast  formation  (Figure 3‐2J’‐K’). Surprisingly, shroom1 
and shroom2a expression is elevated in the mib1 mutants, where Fgf signaling is decreased 
and at least shroom3 was shown to be an Fgf target in the primordium (Figure 3‐1U’;(Ernst 









constriction  area  to  the  largest  cell  area  is  not  significantly  different  (Figure  3‐3A,B,E). 
However, in 36 hpf old mib1 mutant primordia, cells in the most mature proneuromast (R3) 
lose their apical constrictions, which disrupts the connection between cell apices and leads 







difference  is  negative.  Therefore,  this  data  indicates  that  in  Notch  mutants,  unlike  in 























subtracted  from  R3  volumes.  Constriction  volumes  gradually  diminish  in  maturing 
proneuromasts in mib1ta52b primordia, therefore, the last proneuromast (R3) in mib mutants 
has a significantly smaller constriction volume in comparison to R2, whereas, in the siblings 





from  the  central  cells  towards  the  Fgf  receptor  containing  peripheral  cells,  which  once 
activated are apically constricting and forming lateral line organs (Harding and Nechiporuk, 
2012;  Lecaudey et  al.,  2008; Nechiporuk  and Raible,  2008).  Indeed,  loss of  Fgf  signaling 
causes proneuromast disintegration and failure to form new rosettes (Lecaudey et al., 2008; 




lumina  only  form  in  the  trailing  proneuromasts  and  therefore  are  not  required  for  Fgf‐
mediated formation of the more nascent rosettes (Figure 5‐4B). Our data shows that Fgf 
signaling  is  unnecessary  for  proneuromast  formation  in  the  presence  of  Notch 
overexpression.  However,  this  finding  questions  the  basic  principle  of  proneuromast 
formation, whereby in NICD primordia the Fgf ligand that must be restricted to a central cell 
and organize surrounding cells into rosette is absent. Likely, this stereotypic pattern of Fgf 
ligand  expression  regulates  the  forming  organ  size  by  limiting  the  number  of  cells 
responding to Notch signaling. It would be interesting to test if in the larger primordia with 





Another  interesting question  is why NICD primordia form two rosettes  instead of 
three as in the wildtype situation. Moreover, we still do not understand why cells cluster 









cell  where  it  activates  acto‐myosin  meshwork  contraction  which  is  driving  cell  apical 
constriction in multiple organisms and tissues (see Chapter 1). The Shroom3 requirement 
was also demonstrated  in the proneuromast formation process, however, our results do 
not support  this  finding  ((Durdu et al., 2014; Ernst et al., 2012); Figure 3‐2G‐I, Appendix 
Figure 2, arrows). Most importantly, proneuromast cells apically constrict normally in the 
absence  of  shroom3  in  NICD  embryos  (Figure  3‐3V‐V’,  arrows).  During  chicken  otocyst 
invagination apical constriction occurs independent of Shroom3 function but through the 

















correlate with changes  in e‐cadherin  (cdh1) and n‐cadherin  (neural cadherin, cdh2) gene 
expression (Matsuda and Chitnis, 2010). In the wildtype primordia e‐cadherin is expressed 
at  low  levels  in  the  leading  domain  of  the  primordium,  while  expression  becomes 
progressively higher in the rosette formation area and is strongest in about to be deposited 
proneuromasts. However, e‐cadherin expression is relatively low in the atoh1a‐positive hair 
cell  precursors  (Figure  4‐1C;(Matsuda  and  Chitnis,  2010)).  In  the  Notch  mutant  mib1 
primordia,  loss of e‐cadherin expression progressively spreads from the central cells  into 
the support cells and its expression is almost completely absent in all the cells when the 








for  deposition.  Although n‐cadherin  expression  overlaps with  the  central  cells,  it  is  also 








Besides  classical  cadherins,  such  as  E‐  and  N‐cadherin,  there  are multiple  other 
adhesion molecules that may also contribute to primordium integrity and proneuromast 
formation.  For  example,  Epithelial  cell  adhesion  molecule  (Epcam)  is  a  calcium‐
independent, cell junction molecule that changes cell adhesiveness by distorting normal AJC 
organization when mutated  in  zebrafish embryos  (Slanchev et  al.,  2009). As  it  has been 




Claudins  are  tight  junction  molecules  that  besides  controlling  permeability  in 
epithelia, also affect cell‐cell adhesion as demonstrated  in Xenopus blastomeres and cell 
culture (Brizuela et al., 2001; Kubota et al., 1999). In addition, loss of claudins leads to an 
epithelial  to mesenchymal  transition,  while  their  overexpression  causes  cells  to  adhere 
more tightly (Bhat et al., 2015). claudin‐6 morphants fail to accumulate apical actin due to 
defective cell adhesions and apical‐basal polarity in Xenopus pronephros development (Sun 













transgenic  embryos  or  wildtype  embryos  (as  a  control)  into  wildtype  Tg(cldnb:lynGFP) 
embryos and compared neuromast size and cell composition between these two conditions 
(Figure  4‐1A‐B’).  Our  experiment  demonstrates  that  neuromasts  (green  color)  become 
larger than an average wildtype neuromast (grey line) only when they include NICD clones, 
but not if they contain wildtype clones (Figure 4‐1B,B’). Moreover, our analysis shows that 
mosaic  neuromasts  always  contain  a  similar  amount  of  the  host  wildtype  cells  (black) 
irrespective of the type of transplant (Figure 4‐1B’). Thus, NICD transducing cells are not 
acting as signaling centers as they do not recruit any extra wildtype cells (Figure 4‐1B’). An 






(A,B  and  B’)  Wildtype  cells  transplanted  into  a  wildtype  embryo  do  not  cause  larger 
neuromasts.  (A’‐B’)  Mosaic,  NICD‐positive  cells  that  are  transplanted  into  a  wildtype 
embryo are clumping together and form bigger neuromasts. (A’’) Mosaic L3 neuromast from 
panel (A’) where NICD positive cells cluster together to form an enlarged neuromast. (B) 








in  NICD>WT  experiments  compared  to  WT>WT  situation  is  only  due  to  addition  of 







Wnt  requires  Notch  signaling  to  induce  e‐cadherin.  (CC’’)  e‐cadherin  is  upregulated  in 
hs:atoh1a primordia  in which her4  (Notch  target)  is also expanded  (see Figure 4—figure 
supplement  1C).  (D‐I’’’)  Notch  upregulates  E‐cadherin  protein  expression  in  neuromasts 








Transplanted  NICD  cells  contribute  in  similar  proportions  to  neuromasts  and 





and N’).  (O‐Q’)  cldnB  is  upregulated  in NICD neuromasts  and  the  primordium  (P  and  P) 
compared to a sibling (O and O’) and slightly reduced in mib1ta52b embryos (Q and Q’). The 
cldnB  signal  is  especially  low  in  the  center  of mib1ta52b  neuromasts  (Q).  (R‐T’)  cldnE  is 
upregulated  in  NICD  neuromasts  (S)  compared  to  a  sibling  (R).  cldnE  is  unchanged  in 
mib1ta52b neuromasts (T). (R’, S’ and T’) No change in cldnE expression is seen in wildtype, 
NICD and mib1ta52b primordia. (U‐W’) epcam is overexpressed in NICD neuromasts and the 
primordium  (V  and V’)  compared  to  siblings  (U  and U’)  but  epcam  is  downregulated  in 
mib1ta52b embryos (W and W’). (X‐Z’) celsr2 is overexpressed in NICD neuromasts and the 
primordium (Y and Y’) compared to siblings (X and X’) and mib1ta52b embryos (Z and Z’). All 
scale  bars  are  25μm,  unless  stated  otherwise.  Error  bars  represent  standard  error 








e‐cadherin  mRNA  and  E‐cadherin  protein  expression  in  the  primordium  and  deposited 




To better understand e‐cadherin  regulation  interplay between different  signaling 
pathways that are known to act in the primordium, we analyzed e‐cadherin expression after 





Figure  2‐7F),  which  could  argue  that  Atoh1a  positively  regulates  e‐cadherin  expression. 
However,  induction  of atoh1a  also  largely  increases her4  expression  in  the  primordium 
(Figure 2‐7C,F). These data suggest that atoh1a indirectly raises e‐cadherin levels through 
regulation of Notch in the primordium. 
e‐cadherin  expression  is  also  elevated  in  the  Wnt  overexpressing  apc  mutant 
primordia, suggesting that e‐cadherin is regulated by Wnt as in many other cell types (Figure 
4‐1CC;(Heuberger  and  Birchmeier,  2010)).  However,  our  analyses  show  that  similar  to 




expression  is  largely depleted  in wildtype primordia  treated with an Fgf  inhibitor, but e‐
cadherin  is  still  expressed  in  the  presence  of  NICD  overexpression  (Figure  4‐2C‐F’).  n‐
cadherin, on the other hand, is regulated only by Wnt signaling as its expression is elevated 
in  the apc mutants, but  there  is no significant change  in  the Notch perturbed primordia 
(Figure  4‐2G‐J;(Matsuda  and  Chitnis,  2010)).  However,  we  did  not  observe  any 



















(K‐L)  Injection of  the  translation blocking e‐cadherin morpholino  significantly  reduces  E‐
cadherin antibody expression in a 8hpf embryo (L). (M‐M’’) Still images taken at different 
time  points  of  a  timelapse  recording  of  a  wildtype  primordium  in  green  that  contains 
transplanted  e‐cadherin  morpholino  injected  cells.  Transplantation  of  e‐cadherin 
morpholino injected cells into a wildtype host does not disrupt proneuromast formation. 











transplanted  NICD  cell  behavior  in  wildtype  host.  First,  we  quantified  if  NICD  cells 
preferentially  contribute  to  proneuromast  or  interneuromast  population.  Our  analysis 
revealed that NICD and wildtype cells have equal preference to either lateral line cell type, 
again demonstrating  that Notch does not exert  its  function  in  lateral  line organogenesis 
through  a  cell  fate  switch  (Figure  4‐1J). Nonetheless, NICD  cells  that  contributed  to  the 
interneuromast  cell  population  were  more  prone  to  form  clusters  of  2  or  more  cells, 
whereas wildtype cells usually align  into a  string  (Figure 4‐1I‐I’’’,  arrow and Figure 4‐1K; 
Figure 4‐2N,O). Nearly 76% of NICD cells formed clusters compared to 13% of wildtype cells. 





To  identify  genes  that  are  transcriptionally  regulated  by  Notch  signaling  during 

















et  al.,  2011)). Our  in  situ  analyses with  a number of  candidate  adhesion molecules  also 
demonstrated  that  epcam  is  strongly  upregulated  by  Notch  signaling  (Figure  4‐1U‐V’). 
Conversly,  multiple  cell  adhesion  related  genes  were  downregulated  in mib1  mutants, 
supporting the finding that Notch regulates apical  junction complex molecules (Figure 4‐
1N‐Z’). 







epcam  mutants  do  not  have  a  lateral  line  phenotype  (Slanchev  et  al.,  2009).  The  cd9b 
function  has  been  previously  disrupted  by morpholino  injection,  but  as  this  knockdown 
strategy can be toxic, it is currently unclear if the observed neuromast formation defect is 
real and therefore requires further investigation (Aman et al., 2011; Gallardo et al., 2010). 




positive  cells  cluster  together,  we  conclude  that  Notch  signaling  induces  proneuromast 




RNASeq  and  GO  term  analyses  of  FACS  isolated  primordium  cells  revealed  that 




E‐cadherin  morphant  cells  do  not  disrupt  lateral  line  rosettogenesis  likely  due  to  a 
redundancy  with  other  adhesion  molecules,  such  as  epcam  and  claudins.  The  epcam 
61 
 
(tacstg)  mutant  displays  compromised  epithelial  morphogenesis  during  zebrafish 
gastrulation movements, and its loss does not disrupt neuromast formation suggesting that 
epcam acts redundantly with other adhesion molecules in the primordium (Slanchev et al., 
2009).  Along  these  lines,  Claudin‐7  upregulation  was  shown  to  induce  epithelial 
characteristics in the mouse colon (Bhat et al., 2015), however the lateral  line formation 
remained normal in the claudinb morphants (not shown). The finding that the knockdown 






generation  in  the  primordium  (Hava  et  al.,  2009).  Lgl  proteins  act  upstream  of  Notch 








Redundancy  is  a  limiting  factor  in  studying  the  loss  of  cell  adhesion  phenotype. 
However,  it  would  be  interesting  to  understand  how  cell  adhesion  disruption  affects 
primordium morphology. Do cells apically constrict, but cannot organize into rosettes, or 




















inhibitors  in  their  respective  expression  domains  (dkk1b  and  sef/dusp6)  (Aman  and 
Piotrowski,  2008; Matsuda  et  al.,  2013).  Fgf  signaling  transcriptionally  activates  notch3 
receptor  in  the  support  cells  and  deltaa  and  atoh1a  in  the  hair  cell  progenitors  in  the 
forming  proneuromasts  in  the  primordium,  however  if  Notch  signaling  also  acts 
downstream of Wnt  signaling has  not been  investigated  (Nechiporuk  and Raible,  2008). 
From the recent studies in the mature neuromasts, we know that Notch negatively feeds 
back on Wnt  signaling, however  this  interaction has not been  tested  in  the primordium 
context (Romero‐Carvajal et al., 2015). 
The  Wnt/β‐catenin/Fgf  feedback  system  is  not  only  critical  for  primordium 
subdivision  into  morphologicaly  distinct  domains,  but  also  maintains  a  proneuromast 
deposition zone at a defined distance from the leading part of the primordium (Aman et al., 
2011).  As  the  primordium  grows  through  cell  proliferation,  existing  proneuromasts  are 
progressively displaced into the deposition zone where they slow down and ultimately get 
deposited. The deposition zone  is marked by chemokine receptor cxcr7b expression and 




al.,  2011).  It  is  important  to  determine  how Notch  signaling  fits  into  this  interplay  and 
whether besides regulating proneuromast formation it also affects deposition downstream 
of Fgf signaling in the primordium. 
Another  important  aspect,  which  regulates  proneuromast  deposition  rate  is  the 
speed  at  which  the  primordium  travels  along  the  trunk  of  the  embryo.  It  has  been 
hypothesized  that  reducing  the  primordium  migration  speed  without  affecting  cell 
proliferation rate, which already by itself regulates neuromast deposition, would increase 
the  number  of  deposited  proneuromasts  by  prolonging  the  time  primordia  have  to 
complete deposition cycles (Aman et al., 2011). Again, primordium speed has never been 
addressed in respect to Notch manipulations in the lateral line, and therefore it is important 
to  understand  how  Notch  signaling  functions  in  regards  to  proneuromast  deposition 
regulation. 
Cell  adhesion  governs  the  internal  organization  of  primordia  cells  into  sensory 
organs, however adhesion molecules also couple the primordium internal mechanics with 
the microenvironment through which it migrates and deposits sensory organs. Specifically, 
extracellular domains of adhesion molecules,  such as  integrins which coalesce and  form 
focal adhesions, bind to components of extracellular matrix (ECM), while cytoplasmic tails 
interact  with  the  cytoskeleton  and  signaling  proteins  (Breau  and  Schneider‐Maunoury, 
2015;  Burridge  and  Chrzanowska‐Wodnicka,  1996).  Cell‐matrix  adhesion  provides 
anchoring sites for pulling forces required for primordium movement forward and probably 
neuromast  deposition,  however  recently  it  has  been  also  recognized  that  these  cell 
anchoring  sites  transduce  mechanical  cues  and  crosstalk  with  signaling  pathways  that 








Up until  now, we  only  knew  a  few  aspects  of  how  the Notch  signaling  pathway 

















more  trailing  central  cells  express  atoh1a  because  it  becomes  self‐regulatory.  The  Fgf 
inhibitor downregulates her4 in sibling (F) and apcmcr mutant primordia (F’). (G‐H’) Loss of 
Wnt  signaling  in  the  primordium  by  heat‐shock  induction  of  dkk1b  does  not  disrupt 




in mib1ta52b  primordia  lef1  (I’’),  sef  (J’’)  and wnt10a  (K’’)  are  upregulated.  (L’’)  dkk1b  is 
downregulated in mib1ta52b primordia, because Fgf signaling is secondarily lost (see text). 









pea3.  (S’)  BIO  treatment  of  NICD  embryos  rescues  the  loss  of  pea3  in  NICD  primordia 
demonstrating that Wnt activates Fgf signaling upstream of Notch and that the loss of Fgf 













of  Fgf  (Figure  5‐1E,E’  and  F,F’).  Also,  proneuromast  formation  is  not  impeded  in  the 




























wnt10a  expression  is  still  suppressed  in  the  NICD  primordia  treated  with  Fgf  inhibitor, 
whereas in the wildtype primordia wnt10a expands in the absence of Fgf signaling (Figure 
5‐1Q‐R). This experiment rules out  the possibility  that Fgf directly  inhibits wnt10a. Most 
likely, Fgf induces Notch, which in turn inhibits wnt10a expression in the trailing part of the 
primordium. In conclusion, as illustrated by the schematic representation of proneuromast 
signaling, wnt10a  expression  correlates  only  with  changes  in  Wnt  and  Notch  signaling 
(notch3, Figure 5‐1M’‐R’), as wnt10a  is expands irrespective of the presence of pea3 and 
atoh1a expression (Figure 5‐1O, O’ and Q, Q’). Thus, the analysis of Wnt/Fgf/Notch signaling 
in NICD primordia  reveals  an  Fgf/dkk1b  independent  strategy  for Wnt  regulation  in  the 
primordium. 
5.2.3 Notch represses Fgf by inhibiting Wnt signaling 
Our  finding  that  Notch  negatively  feeds  back  on Wnt  signaling  also  explains  Fgf 
repression in the NICD primordia. Fgf signaling in the most nascent proneuromast region 











The  analysis  of  neuromast  spacing  reveals  that  NICD  primordia  deposit  sensory 
organs closer  to each other  starting with L2 neuromasts  (Figure 5‐3A,B). As  the average 
distance from the ear to the tail tip between the NICD and widtype sibling embryos is not 
significantly  different,  our  data  suggest  that  Notch  signaling  increases  the  neuromast 
deposition  rate.  It  is  already  established  that  primordium  cell  proliferation  rate  and 
chemokine signaling regulated by Wnt and Fgf systems are the main neuromast deposition 
regulators.  However,  such  factors  as  primordium  migration  speed  and  differential  cell 








of  the cxcr7b‐free  zone  in  the  leading domain  (red).  The  total  length  is  not  significantly 
different between wildtype and NICD primordia (yellow) at 32hpf. (D and D’) The wildtype 










domain  of  the  primordium,  respectively  (Aman  et  al.,  2011).  However,  the  cxcr7b 
expression domain is significantly larger in the Notch overexpressing primordia at 32 hpf 
(Figure 5‐3C,C’). As primordia size at 32 hpf are similar between NICD and wildtype embryos, 
we  hypothesize  that  the  expanded  cxcr7b  expression  invades  into  the  Wnt  signaling 
domain. This result is expected as Wnt is a negative regulator of cxcr7b expression and that 
Notch  inhibits Wnt  signaling  in  the  primordium  (Figure  5‐1I’‐K’;  (Aman  and  Piotrowski, 
2008)). It is hypothesized that cxcr7b expressing cells are predisposed for sooner deposition 
as  they are masked  from sensing cxcl12a  (Aman et al., 2011). Our data shows that cells 
transition  into  the  cxcr7b  domain  sooner  in  the  NICD  primordia  than  in  the  wildtype 
primordia, which could explain why NICD primordia deposit neuromasts in shorter intervals. 
In  conclusion,  Notch  signaling  likely  controls  lateral  line  organ  spacing  by  upregulating 




demonstrate that Notch overexpressing cells proliferate similarly  to wildtype cells  in  the 
primordium (Figure 2‐5H). Therefore, we wanted test if Notch the primordium migration 
speed. Indeed, the primordia migration in NICD embryos is slower (not shown). Conversly, 






These  data  demonstrate  that  Notch  signaling  potentially  regulates  neuromast 
deposition rates by two different mechanisms: 1) by increasing the number of cells exposed 




Our  results  suggest  that  cell  signaling  between  central  hair  cell  precursors  and 
surrounding support cells is slightly different between the most nascent and more mature 
rosettes  (Figure 5‐4B,C;  (Matsuda and Chitnis, 2010)).  In  the  first  forming proneuromast 
fgf3/10a  is  induced by Wnt  in all cells, whereas  in  trailing, more mature rosettes  fgf10a 












and  becomes  self‐regulatory  in  the mature  proneuromasts  (Matsuda  and  Chitnis,  2010; 
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Millimaki  et  al.,  2007).  Even  though Fgf  and Notch  signaling are highly expressed  in  the 
supporting cells, some expression  is still maintained  in the central cells, as evidenced by 
pea3, her4 and notch3  expression, albeit at  lower  levels  (Figure 3‐1Q,S and Figure 2‐1I). 
Presumably, this low level of Notch signaling is sufficient to maintain central cell integrity in 













 (B)  Signaling  in  the  most  nascent  proneuromast.  Fgf  signaling  (fgf3/10a  and  fgfr1)  is 
induced by Wnt ligands in all proneuromast cells where it then induces atoh1a and Notch 
signaling  (Chitnis  et  al.,  2012).  As  a  result,  Notch  regulates  apical  constriction  and  cell 
adhesion in all proneuromast cells. (C) Signaling in the trailing proneuromasts. Fgf and Delta 










test  if  disrupting  the  canonical,  Suppressor  of  Hairless  (SuH)‐dependent  Notch 
transcriptional  function  is  sufficient  to  rescue  the NICD enlarged rosette phenotype. For 
example, we could generate transgenic lines that are missing the NICD nuclear localization 







transcriptional  or  if  NICD  possibly  antagonizes  Wnt/β‐catenin  signaling  also  in  a  non‐
canonical  manner.  Intriguingly,  Notch  inhibits  active  β‐catenin  independent  of  GSK3‐β 
function (Muñoz‐Descalzo et al., 2011). Therefore, it would be interesting to test if Wnt/β‐








deposit  neuromasts  further  away  form  each  other  upon  Fgf  signaling  reduction  and, 
conversely, the distance between neuromasts  is decreased when Fgf  is overexpressed  in 
the lateral line (Durdu et al., 2014). However, our study has demonstrated that the distance 
between NICD neuromasts  is diminished, even though Fgf signaling  is  largely reduced  in 
NICD primordia. As we now know that Notch elicits its proneuromast formation function 
downstream  of  Fgf  signaling,  it  is  possible  that  the  neuromast  deposition  rate  is  also 
regulated  by  Notch  signaling  through  the  cxcr7b  domain  expansion  in  the  primordium 
(Figure 5‐3C,C’). 
Primordium migration  speed  is  another  important  parameter  that  regulates  the 
neuromast  deposition  rate.  Presumably,  a  slower  migrating  primordium  deposits  more 
neuromasts,  if primordium cell proliferation  is not altered. Our preliminary data suggest 
that Notch signaling has a negative impact on primordium movement (Figure 5‐3D,D’). Thus, 
it  would  be  intesting  to  investigate  how  Notch  regulates  primordium migration  speed. 
Possibly,  as  the  primordium  moves  along  the  embryo’s  trunk  it  maintains  transient 
attachments to the basal lamina and the skin. Therefore, we could test if Notch signaling 




et  al.,  2013).  FAK  is  expressed  in  the apical  constrictions  (Appendix  Figure 4,  arrows) of 








of  its  groove, which  provides more  space  between  the  skin  and  the muscle  and makes 










signaling  acts  cell‐autonomously  and  downstream  of  Fgf  signaling  in  lateral  line  organ 
formation via the regulation of cell adhesion and tight junction molecules. Therefore, Notch 
is involved in sensory organ rosette self‐organization that is analogous to rosettes and that 
precede  lumen  formation  in  pre‐implantation  mouse  embryos  (Bedzhov  and  Zernicka‐
Goetz, 2014). Similarly, rosette formations occur during C. elegans gastrulation but are also 
characteristic  for  some  brain  tumors  (Pohl  et  al.,  2012; Wippold  and  Perry,  2006). We 
speculate that Notch signaling might be involved in these other biological contexts as well. 
Therefore, our  results  do not only  inform  lateral  line biology but  also  contribute  to our 












































Tg(Tp1bglob:eGFP)um13  (Parsons et  al.,  2009), Tg(UAS:myc‐Notch1a‐intra)kca3  (Scheer and 
Campos‐Ortega, 1999), Tg(hsp70l:Gal4‐VP16)VU22  (Shin et al., 2007), apcmcr   (Hurlstone et 
al., 2003), mindbomb, mib1ta52b (Itoh and Chitnis, 2001), Tg(hsp70l:dkk1b‐GFP)w32 (Stoick‐
Cooper  et  al.,  2007),  Tg(hsp70l:dnfgfr1‐EGFP)pd1  (Lee  et  al.,  2005),  Tg(hsp70:ca‐fgfr1)pd3 
(Marques  et  al.,  2008), Tg(hsp70:atoh1a)x20  (Millimaki  et  al.,  2010),  Tg(UASDNshroom3) 
(created  by  injecting  plasmid:  pT2dest(bidirectional  UAS)‐dsred‐shrm3DN(520‐874)) 
received from B. Link (Clark et al., 2012; Kwan et al., 2007), Tg(ubi:Zebrabow) (Pan et al., 
2013),  p53zdf1,  pactm101b,  cdh2hi3644  kind  gift  from  Anand  Chandrasekhar.  Tg(‐
8.0cldnB:gal4vp16)psi8 transgenic line was generated in the Piotrowski laboratory by Mark 
Lush (Kozlovskaja‐Gumbrienė et al., 2017). TgBAC(cxcr4b:H2A‐GFP)p2 transgenic line was 























1%  DMSO  to  concentrations  as  indicated  in  the  text.  Dechorionated  embryos  were 
incubated in the drug solution for different times as indicated in the text. The γ‐secretase 






concentration)  and  injected  into  the  one  cell  stage  embryos.  The  splice‐blocking  yap1 
morpholino  (5’‐AGCAACATTAACAACTCACTTTAGG‐3’)  was  injected  at  a  concentration  of 




In  situ  hybridization  procedures  were  performed  as  described  in  Kopinke  et  al.  (2006). 




sequence  of  a  gene  into  a  Primer3  program  (see  below  for  a  list  of  primers).  In  situ 
hybridization was performed on the whole‐mount embryos fixed in PFA 4% for overnight at 
4°C  and  dehydrated  in  MeOH  (4‐steps:  25%MeOH/75%PBST,  50%MeOH/50%PBST, 
75%MeOH/25%PBST,  100%MeOH).  Embryos  were  kept  in  MeOH  in  ‐20°C  until  the  re‐
hydration  (4‐steps:  75%MeOH/25%PBST,  50%MeOH/50%PBST,  25%MeOH/75%PBST, 
PBST) just before the beginning of the in situ hybridization procedure. For permeabilization, 
embryos were incubated with Proteinase K (10μg/mL in PBST) for 1min at RT and refixed in 
4%  PFA  for  30min  at  RT.  Subsequently,  embryos were washed  3  x  5min  in  PBST  at  RT, 
transferred  into HYB+ solution, and prehybridized for 14 hr at 65°C. The remaining steps 
were  performed  in  the  InsituPro  (Intavis)  robot,  based  on  the  procedures  described  in 
Piotrowski and Nüsslein‐Volhard (2000). For detection, embryos were incubated in the NBT 
and BCIP solution. To stop the color reaction, PBST was added, followed by fixation in 4% 
PFA.  For  flat  mounting,  the  yolk  was  dissected  away,  the  embryos  placed  facing  the 
myoseptum  up  on  a  microscope  slide  and  covered  with  a  cover  slip.  Specimens  were 
photographed on a Zeiss Axio Imager 2 using AxioCam camera.  
The  following  probes  were  used:  lef1,  pea3,  sef,  axin2,  fgf3,  fgf10,  fgfr1,  dkk1b 
(Aman and Piotrowski, 2008), wnt10a (Lush and Piotrowski, 2014), deltaa, deltab, deltac, 
deltad  (Itoh and Chitnis, 2001), dGFP, notch3, her4.1, atoh1a  (Jiang et al.,  2014), cxcr7b 




GCAGTGCTTCCTTAAACTCCAAAC‐3’  and  Rv  5’‐GCAGGAATCTAGAGTAAGATGCAG‐3’), 
amotl2a  (Fw 5’‐TGGAGAAGGTGGAAAGGATG‐3’  and Rv  5’‐GCTGGGCTCTTCTGAATCAC‐3’), 






5’‐CATTACCATCCCGAAACGAAAAAGCATGGCATC‐3’  and  Rv  5’‐  CCAATTCTACCCGAGAGGCT 
GTTTCAAACGTGG‐3’),  cd9b  (Fw  5’‐CATTACCATCCCGTTGTGTTCACACACTCGCTG‐3’  and  Rv 
5’‐ CCAATTCTACCCGACAACAGGACAACCACTCGC‐3’). 
7.8 Genotyping 




























Transplantation  assays  were  performed  as  previously  described  in  (Aman  and 
Piotrowski, 2008). Briefly, donor embryos were injected with 3% lysine‐fixable biotinylated‐
dextran  AF568  (D22912)  (Invitrogen,  USA)  at  the  one  cell  stage.  Alternatively, 














and 2% paraformaldehyde  in PBS  for 1hr at  room temperature  (then stored  in 4°C until 





in a FEI Technai  Spirit BioTWIN TEM and  imaged with a Gatan Ultrascan digital  camera. 
Scanning electron microscopy (SEM): samples were fixed  in 2.5% glutaraldehyde and 2% 
paraformaldehyde in PBS for 1hr at room temperature (then stored at 4°C until processing) 



















version  2.0.13,  with  gene  annotations  from  Ensembl  84.  RNASeq  analysis  and  Gene 



























of  the  cells  at  the  same  scale,  and  at  an  angle,  which  shows  the  most  representative 
perspective. 
7.14.2 Apical constriction analysis (area) 
Rosette  constrictions  for  each  cell  were  analyzed  using  the  ratio  of  two  area 






















Electron  microscopy  was  performed  by  Melainia  McClain  from  the  Electron 
microscopy center at Stowers Institute for Medical Research (SIMR). Data analysis in Figure 
3‐3 was performed by Richard Alexander from the Microscopy center at SIMR. FACS sorting 
and RNASeq were performed  in  the Cytometry and Molecular biology  facilities at  SIMR. 
RNASeq was analysed by Ryan Jiskra and Xin Gao. Data for Figure 5‐1 panels M, N, O was 
acquired by Andy Aman. Data for Figure 5‐3 panels D, D’ was acquired by Ren Yi. Illustrations 















Proneuromasts  form  equally  well  (marked  with  red  arrows)  in  the  (A  and  A’)  wildtype 
















 (A  and  A’)  FAK  is  expressed  in  the  apical  constrictions  of  proneuromasts, marked with 
arrows in (A’). (B) FAK is expressed in between the somites. 
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